


























































Off  label  PTH  1‐84  treatment  also  resulted  in  the  healing  of  a  non‐union  fracture  that was 
























































































































































Normal  fracture healing  in bone occurs  in  a  series of  stages. The disruption of  tissue 
integrity that occurs with a bone break first leads to a state of inflammation and formation of a 
hematoma.  As  inflammatory  cells  infiltrate  the  hematoma  a  temporary  soft  healing  tissue 






and healing  is  considered delayed  if  the healing process exceeds 3 months.  If healing  is not 
achieved by 6 ‐ 9 months and there is no new evidence of healing the fracture is considered a 
non‐union (Paridis and Karachalios 2011).  
Non‐unions  can  be  classified  as  hypertrophic,  avascular/avital,  atrophic,  or 
pseudoarthrosis (Rüedi and Murphy 2000).  Hypertrophic non‐union (hypervascular, viable, vital) 
is  linked with  inadequate  immobilization and appears  to have an adequate blood supply and 
healing  response.  Avascular/avital  non‐unions  (with  or  without  bone  loss)  originate  in  the 
devascularization of the bone fragments due to the injury and or surgery. Atrophic non‐unions 
(avascular, nonviable, avital) are poorly vascularized and have a very poor potential  for bone 





incidence  varies  (reported  incidence  ranges  from  1.9%  ‐  30%)  based  on  fracture  location, 
configuration and associated soft tissue damage as well as other treatment and lifestyle factors 
(Tzioupis and Giannoudis 2007, Mills, Aitken et al. 2017). An estimated five to ten percent of the 




damage,  obesity,  smoking,  age  (over  50),  and  multiple  injury  (Buckwalter  and  Cruess  1991, 
Green, Lubahn et al. 2005, Perumal and Roberts 2007). Malnutrition may also negatively affect 
fracture healing (Dodds, Catterall et al. 1986, Guarniero, de Barros Filho et al. 1992). Large bone 



















(Jahangir, Nunley  et  al.  2008).  Both  autografts  and  allografts  can  be  performed with  either 
cortical  or  trabecular  bone. However,  the  two  bone  types  differ  in  how  graft  incorporation 
occurs. Revascularization of a cortical graft takes about two months compared to the two weeks 
it takes for a trabecular bone graft. The response to a trabecular graft is osteoblastic, meaning 









bone  formation  than vascularized grafts, but  vascularized grafts  retain more of  their original 
cross‐sectional area. Vascularized cortical grafts heal rapidly at host‐graft interface whereas non‐




(Dell,  Burchardt  et  al.  1985).  Though  autografts  have  the  benefits  of  growth  factors  and 







been  present  in  the  bone,  as  they  are  lost  during  preparation  (washing,  freeze  drying,  or 
irradiation) of the graft for implantation (Mahendra and Maclean 2007, Meijer, de Bruijn et al. 
2007).  Allografts  also  have  the  potential  for  immunogenicity  problems,  which  may  affect 
incorporation of  the graft  (Friedlaender 1983, Stevenson and Horowitz 1992, Tiyapatanaputi, 
Rubery et al. 2004). To reduce the potential immunogenic response, and further reduce potential 
for  transmissible  infection  cadaveric  bone  may  be  even  further  processed,  decalcified  and 
additionally  treated  to  make  demineralized  bone  matrix  (DBM).  Demineralized  bone  matrix 
retains the structure of original tissue but loses structural strength (Tuli and Singh 1978, Vaccaro 































2007). As  not  all  non‐union  scenarios  are  the  same,  and  some  are  difficult  to  simulate  in  a 











interest  for bone healing and  regeneration  in pre‐clinical studies as well. Critical size defects, 















2005).  Calcium  phosphates,  are  popular  due  to  their  osteoconductivity,  potentially  high 
compressive strength and the potential to be injectable (Hak 2007). βeta‐tricalcium phosphate 
(β‐TCP)  and  hydroxyapatite  (HA)  have  been  commonly  explored  as  bone  graft  substitutes. 
Zimmer,  for  example,  has  both  an  IngeniOs  β‐TCP™  bioactive  scaffold  and  IngeniOs  HA™ 





























substitute  materials  in  the  development  phase;  however,  a  strong  demand  for  bone  graft 










implantation, upon  implantation  improved healing  is observed  (Mendes, Sleijster et al. 2002). 










nature  polymers  are  an  effective  way  to  deliver  drugs,  growth  factors  or  other  bioactive 
molecules in a controllable fashion. Hydrogels as well as rigid scaffolds are popular for delivery 
of  bioactive  molecules.  Chitosan  hydrogels,  hyaluronic  acid  based  hydrogels,  Poly(ethylene 
glycol) (PEG) based hydrogels,   Poly(L‐lactide‐co‐ε‐caprolactone) and heparin based hydrogels, 
RGD‐modified alginate and electrospun Poly(ε‐caprolactone) nanofiber meshes, and a number 




















tibial  and  femur  non‐unions  (Kanakaris,  Lasanianos  et  al.  2009,  Zimmermann, Wagner  et  al. 
2009), and  in upper  limb non‐unions (used  in conjunction with autologous bone graft) (Singh, 
Bleibleh  et  al.  2016).  Though  FDA  approval  for BMP use  in humans  is presently delivery  via 
collagen  sponge. Research  into whether  a different biomaterial  carrier may  improve healing 
further has been abundant. The customizability of polymers makes  them  ideal candidates  for 




















not  necessarily  specific  to  delivery  of  BMP,  and  BMPs  may  not  be  the  ultimate  bone  graft 
substitute supplement. Serious adverse events may lead to a need for additional surgeries when 
BMP  is used  in non‐spinal orthopaedic procedures  (Woo 2013) and BMP use comes with  the 
possibility of an increased risk of cancer at 24 months (Fu, Selph et al. 2013), and is similarly, if 
not  more,  financially  burdensome  than  ICBG  (Dahabreh,  Calori  et  al.  2009,  Giorgio  Calori, 
Capanna  et  al.  2013).  Other  bioactive  molecules  could  similarly  be  incorporated  into  these 
hydrogels or encapsulated  in microspheres  for  local delivery  to a bone defect. Some growth 
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factors  or  bioactive molecules  (like BMP  or  transforming  growth  factor  beta  (TGF‐β))  are  of 
interest  because  they  have  a  known  effect  on  bone  formation  (Oest,  Dupont  et  al.  2007). 
However, direct effect on osteogenic differentiation may not be  the only  reason  a bioactive 
molecule  is  selected  for  bone  regeneration  applications.  For  example,  vascular  endothelial 
growth factor (VEGF) is a cytokine involved in angiogenesis and improving blood vessel ingrowth. 







fracture  healing  (Street,  Wang  et  al.  2001,  Murphy,  Simmons  et  al.  2004).  Another  option 
explored for enhancing bone regeneration via improving blood vessel growth is erythropoietin, 
a  growth  factor  that  controls  red  blood  cell  development  in  bone marrow. When  delivered 
intraperitoneally, 500  IE/kg/d resulted  in  increased rate of bridging as well as  increased bone 
volume  in segmental defects  (Holstein, Orth et al. 2011). Likewise, platelet  rich plasma  (PRP) 











resorptive  agents  have  shown  promise  in  enhancing  implant  fixation  or  bone  regeneration, 
parathyroid  hormone  (PTH),  which  has  an  anabolic  effect  on  bone,  may  promote  bone 
regeneration  to an even greater extent.  In osteoporotic women, bone mineral density of  the 
lumbar  spine  increases  6.3%  with  PTH  treatment  compared  to  an  increase  of  4.6%  with 









pulsatile  components  (70%  tonic,  30%  pulsatile),  and  is  dependent  on  serum  calcium  and 
phosphorous.  The half‐life of PTH  in humans  is  approximately 2‐5 minutes  and  the pulsatile 
component is in low amplitude high frequency bursts every 10‐20 minutes superimposed on the 
tonic secretion (Chiavistelli, Giustina et al. 2015). The pulsatile component is highly sensitive to 
changes  in  ionized calcium and calcitrol  levels. When extracellular calcium concentrations are 
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outside of  the normal range  the parathyroid glands change secretion of PTH  to return serum 
calcium levels to normal (using the skeleton as a calcium reservoir). The classic actions of PTH, 
including  stimulating  bone  resorption  and  increasing  calcium  reabsorption,  reside  in  the  N‐
terminal 1‐34 region of the protein (Potts, Kronenberg et al. 1982). PTH acts through a g‐protein 
coupled  receptor,  type 1 PTH  receptor  (PTHR1). When PTH binds  to  the  receptor, adenylate 
cyclase or phospholipase C  is activated starting a cascade resulting  in stimulation of     protein 
kinase A (PKA) or protein kinase C (PKC), respectively (Karaplis and Goltzman 2000). Activation of 




both  bone  formation  and  bone  resorption.  The  overall  response  of  osteoblasts  to  PTH 
stimulation, however, is dependent on concentration and timing among other factors. 
In vitro effects  
Though  they  lack  the  complexity  of  in  vivo models,  studies  in  osteoblastic  cells  have 
allowed  at  least  a  preliminary  understanding  of  the mechanisms  by which  PTH  impacts  the 
skeletal  system.  Studies  in  cultured  osteoblastic  cells  show  PTH  rapidly  activates  the  cAMP‐
mediated activation of PKA which subsequently inactivates pro‐apoptotic proteins and increases 
survival genes (Bellido, Ali et al. 2003). Marrow cells from C57BL/6 mice cultured for 6 days then 













response of cells  isolated  from newborn  rat calvaria when  treated with PTH 1‐34  (50 ng/mL) 
continuously or intermittently. With continuous exposure of PTH, ALP decreased on day 5 (first 







outcomes  of  various  treatment  regimens  are.  This  is  particularly  important  considering  the 
differing  effects  of  intermittent  and  continuous  treatment. Bone marrow  cells  isolated  from 
femora and tibiae of PTH or vehicle treated rats (30 µg/kg s.c.) and cultured at a high density, 
demonstrated  a  significant  increase  in  ALP  expression  (a  phenotypic  marker  of  osteoblast 
differentiation).  When  cultured  at  a  low  density  to  generate  colonies  (colony  forming  unit‐
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fibroblastic (CFU‐F)) PTH  induced apparent  increases  in CFU‐F and the number of ALP‐positive 











suggesting  responsiveness  to  PTH  differs  depending  on  differentiation  stage  of  osteoblast 
development. In vitro studies indicate PTH may preferentially stimulate osteoblast differentiation 
in  immature osteoblasts but  inhibit  in  in more mature cells (Isogai, Akatsu et al. 1996, Kondo, 









vitro  studies,  there  is  little  literature  on  the  effects  of  low  concentrations  of  continuously 
administered PTH on osteoblasts and whether or not there are concentration effects seen with 
lower concentrations that aren’t observed with higher concentrations. Limitations of the in vitro 
work are  that  it  lacks  the complexity of an  in vivo situation. For example,  in vitro studies are 
























changes occur due to an  imbalance  in remodeling, favoring formation, caused by  intermittent 
PTH  (daily  subcutaneous  injection)  therapy  (Jilka  2007,  Dempster,  Zhou  et  al.  2017).  In 





Generally,  continuously  elevated  serum  PTH  levels  are  considered  to  have  catabolic 
effects in bone. This effect is observed in both animal and human models. Treatment of rats with 
continuous  infusion  of  PTH  1‐84  resulted  in  an  increase  in  both  formation  and  resorption. 
However,  the  increases  in  formation  and  resorption  favored  resorption  resulting  in  a  net 
decrease  in trabecular bone  (Tam, Heersche et al. 1982). Similarly, continuously administered 
PTH  1‐34  caused  a  dose  dependent  decrease  in  dry  weight  of  the  femur  and  a 
hyperparathyroidism‐like condition in the highest dose (214 ng/kg/h) group in rats (Uzawa, Hori 
et al. 1995). This is also consistent with the findings (on a cellular level) of Bellido et al. in female 







effect  of  PTH  was  inconsistent.  Upon  repeating  the  experiment  3  times,    one  of  the  three 
experiments showed bone formation was  increased with continuous PTH treatment (n =7 per 




































of PTH are  somewhat  inconsistent dependent on  concentration,  skeletal  site, and bone  type 
(cortical or trabecular). The observation of the protective effect PHPT has on trabecular bone 
volume  and  mineral  density  as  well  as  the  inconsistencies  seen  in  animal  studies  raise  the 
possibility of beneficial potential  for continuously administered PTH at sites of  relatively high 







trabecular  bone  or  the  spine).  This  appears  to  be  the  case  for  both  the  anabolic  effect  of 







rats  showed  PTH  1‐34  (60  µg/kg)  having  a  strong  regenerative  effect  on  bone  (Skripitz, 
Andreassen et al. 2000). Similarly, treatment with PTH 35 µg/kg or 105 µg/kg 3 times per week 





















Scholl  et  al.  2011).  Likewise,  rats  subject  to  injections  of  PTH  1‐34  every  other  day  during 
distraction  osteogenesis  showed  an  increased  callus  volume,  mechanical  strength  and  an 
increase  in  the  amount  of  mineralized  bone  (Seebach,  Skripitz  et  al.  2004).  Daily  systemic 
injections  of  PTH  1‐34  (40  µg/kg)  have  also  been  shown  to  enhance  osseointegration  of 
devitalized femoral allografts in a critical size femoral defect model in mice (Reynolds, Takahata 
et al. 2011). Subcutaneous injections of PTH 1‐34 for 8 weeks have also been shown to increase 
titanium  implant anchorage  in  low‐density trabecular bone  in rats (Gabet, Muller et al. 2006). 
Data for use of PTH for bone regeneration in humans is less prevalent than animal data, however, 
it is noteworthy. An “off label” clinical dose of PTH 1‐84 given to a 48 year old male with a femoral 










after  surgery  was  completely  ineffective,  whereas  delaying  only  1  or  2  weeks  resulted  in 
equivalent biomechanical properties as initiation of treatment at day 1 (Takahata, Schwarz et al. 




chambers  in untreated  rats  formed marrow cavities and  the corresponding decrease  in bone 
volume,  implying  PTH  treatment  had  a  net  anti‐resorptive  effect  (Skripitz, Andreassen  et  al. 
2000).  However,  a  closed  fracture  model  in  female  cynomolgus  monkeys  indicated  PTH 
accelerated natural  fracture healing process by  shrinking callus  size and  increasing degree of 
mineralization of the fracture callus (accelerating callus remodeling) (Manabe, Mori et al. 2007). 
Low dose intermittent PTH (10 µg/kg) has also been shown to induce a larger cartilaginous callus 














bone  volume, mineralization)  but  also  vascular  parameters  in  rats  (decrease  in  blood  vessel 
volume, increase in vessel thickness) which could also aid in fracture healing (Langer, Prisby et al. 
2011).  Bone  endothelial  cells  are  capable  of  responding  to  bone  modulators  including  PTH 
(Brandi  and  Collin‐Osdoby  2006).  PTH  also  enhances migration  of  CD45+/CD34+  (angiogenic 
progenitor  cells)  stem  cells  (Zaruba,  Huber  et  al.  2008).  Similarly,  patients  with  primary 
hyperparathyroidism show an  increased number of circulating CD45+/CD34+ stem cells  in the 
peripheral blood  (Brunner,  Theiss  et  al.  2007),  as well  as  elevated  circulating  levels of  bone 
marrow‐derived progenitor cells that are positively correlated to PTH levels (Brunner, Theiss et 
al. 2007). The ability of PTH to facilitate stem cell mobilization is corroborated by phase 1 clinical 








(Adams, Martin  et  al.  2007).  Thus,  the  impact  PTH  has  on  vascular  regeneration  as well  as 
proliferation may aid in its anabolic capabilities. 
In  pursuit  of  mechanisms  behind  bone  maintenance  a  variety  of  models  have  been 
explored.  An  interesting  model  that  provides  some  unique  insight  is  hibernating  animals. 
Hibernating bears have been explored as a model  for disuse osteoporosis  (McGee‐Lawrence, 
Carey  et  al.  2008).  Mechanical  unloading  (disuse)  typically  results  in  an  imbalance  in  bone 




formation  in hibernating bears  (Donahue, Galley et  al. 2006).  These  studies have  stimulated 
exploration of bear PTH as a treatment  for osteoporosis. Black bear PTH  (bbPTH)  is similar to 
human PTH, differing by only 9 amino acids (only 2 of which are in the functional 1‐34 region of 
the protein). Studies in mice showed bbPTH 1‐84 (28 nmol/kg/d) to have an anabolic effect on 











a  similar  (or possibly better) anabolic effect while also mitigating overall  systemic  impacts of 
treatment.  
Effect of locally delivered PTH on fracture healing/bone regeneration 
The effect of  locally delivered PTH on  fracture healing and bone  regeneration has not 
been extensively investigated. However, the existing literature yields a generally positive result. 












bone  volume  fraction  as  compared  to  the  gel  control  (Arrighi,  Mark  et  al.  2009).  Similarly 
implantation  of  a  gene‐activated matrix  containing  a  plasmid  coding  for  PTH  fragment  1‐34 


































may present complications due  to  immunogenicity  (Mahendra and Maclean 2007, Meijer, de 
Bruijn et al. 2007). Disability due to orthopaedic injury has a significant impact on both the patient 
and the healthcare system. Quality of life for these patients can be severely impacted as healing 
time may  exceed  9 months  and multiple  treatment  attempts may  be  required  if  the  first  is 
unsuccessful (Paridis and Karachalios 2011). For example,  in a case study, treatment attempts 
with  internal  fixation, external  fixation, and autograft  in combination with BMP‐7, non‐union 
persisted until off label use of PTH 1‐84 was utilized (Paridis and Karachalios 2011). Intermittent 
PTH  is  well  known  to  have  an  anabolic  effect  on  bone  (Fox,  Miller  et  al.  2007).  Although 
continuously  elevated  PTH  is  often  catabolic,  postmenopausal  women  with  mild  primary 
hyperparathyroidism (PHPT) demonstrate trabecular bone preservation (Dempster, Muller et al. 
2007). Low levels of continuous PTH have also been shown to increase bone formation rate and 
marrow  vascularity  in mice  (Jilka, O'Brien  et  al.  2010).  PTH  1‐34  and  PTH  1‐84  have  similar 
anabolic  effects  on  bone  when  delivered  intermittently.    However,  PTH  1‐84  may  be 











could  be  beneficial  as  an  anabolic  therapy  in  bone  and  may  enhance  bone  regeneration.  
Continuously  released,  locally  delivered  PTH  has  been  shown  to  improve  healing/formation 
around dental implants in dogs and drill defects in sheep (Jung, Cochran et al. 2007, Arrighi, Mark 




potential to enhance bone regeneration  in a critical size  long bone defect. This contribution  is 
significant  because  presently  the  skeletal  effects  of  low  dose  continuous  PTH  are  not  well 
understood. With  this  increased understanding of  the effects of  locally delivered  continuous 
administration of PTH on bone regeneration, improved methods for treating segmental defects 
could be pursued. Bone  regeneration  through  locally delivered parathyroid hormone has  the 








  Examine concentration dependent osteogenic responses to PTH  in osteoblastic cells  in 
culture. It was hypothesized that low concentrations of continuous PTH stimulation would result 
in  osteoblastic  cell  activity  favorable  to  bone  formation.  Approach  1:  Effects  of  culturing 
osteoblastic cells stimulated continuously with 0, 0.00001, 0.0001, 0.001, 0.01, 0.1, 1, 10 or 100 
nM  PTH  or  100  nM  PTH  intermittently  were  examined.  Osteoblast  differentiation  (alkaline 
phosphatase activity) and mineralization (alizarin red staining) were quantified. MC3T3‐E1 cells 
were seeded at 15,000 cells/cm2  in basal medium  (alpha‐MEM, supplemented with 10%  fetal 
bovine serum, 1% penicillin/streptomycin solution). Cells were incubated at 37 °C with 5% CO2 
for 24 hours. Basal medium was then changed to osteogenic medium (basal + 50 µg/mL ascorbic 
acid  +  10mM  β‐Glycerophosphate)  (Day  0).  Osteogenic  medium  changes  occurred  every  72 
hours. Cells exposed to continuous concentrations of PTH had PTH combined with media at each 

















stored at  ‐80  °C until  the  last sample was collected, at which  time  the amount of PTH  in  the 
supernatant was measured to determine amounts of PTH released from the scaffold. 
Verification of PTH bioactivity after release from hydrogel: Thiol‐ene hydrogels containing PTH or 
vehicle  solutions were placed  in PBS at 37  °C until  the desired  timepoint. PTH  released  from 
hydrogels was  collected  at  days  7,  14,  and  21 MC3T3  osteoblastic  cells were  seeded  at  104 























treatment  groups,  a  p‐value  of  less  than  0.05  was  considered  significant.  When  significant 










(2005).  "Enhancement  of  experimental  fracture‐healing  by  systemic  administration  of 
recombinant human parathyroid hormone (PTH 1‐34)." J Bone Joint Surg Am 87(4): 731‐741. 






















hormone‐induced  anti‐apoptotic  signaling  in  osteoblasts.  A  putative  explanation  for  why 
intermittent administration is needed for bone anabolism." J Biol Chem 278(50): 50259‐50272. 
Black, D. M., S. L. Greenspan, K. E. Ensrud, L. Palermo, J. A. McGowan, T. F. Lang, P. Garnero, M. 







Bringhurst,  F.  R.,  A.  M.  Stern,  M.  Yotts,  N.  Mizrahi,  G.  V.  Segre  and  J.  T.  Potts,  Jr.  (1988). 
"Peripheral metabolism of PTH: fate of biologically active amino terminus in vivo." Am J Physiol 
255(6 Pt 1): E886‐893. 































De Geronimo,  S.,  E. Romagnoli, D. Diacinti,  E. D'Erasmo  and  S. Minisola  (2006).  "The  risk of 
fractures  in  postmenopausal  women  with  primary  hyperparathyroidism."  Eur  J  Endocrinol 
155(3): 415‐420. 
Dell, P. C., H. Burchardt and F. P. Glowczewskie, Jr. (1985). "A roentgenographic, biomechanical, 
and  histological  evaluation  of  vascularized  and  non‐vascularized  segmental  fibular  canine 
autografts." J Bone Joint Surg Am 67(1): 105‐112. 
Dempster, D. W., F. Cosman, E. S. Kurland, H. Zhou, J. Nieves, L. Woelfert, E. Shane, K. Plavetic, 


















Dodds, R. A., A. Catterall, L. Bitensky and  J. Chayen  (1986). "Abnormalities  in  fracture healing 
induced by vitamin B6‐deficiency in rats." Bone 7(6): 489‐495. 
Donahue, S. W., S. A. Galley, M. R. Vaughan, P. Patterson‐Buckendahl, L. M. Demers, J. L. Vance 
and M. E. McGee  (2006). "Parathyroid hormone may maintain bone  formation  in hibernating 
black bears (Ursus americanus) to prevent disuse osteoporosis." Journal of Experimental Biology 
209(Pt 9): 1630‐1638. 
Einhorn, T. A.  (1998).  "The  cell and molecular biology of  fracture healing." Clin Orthop Relat 
Res(355 Suppl): S7‐21. 
Ejersted, C., T. T. Andreassen, H. Oxlund, P. H. Jorgensen, B. Bak, J. Haggblad, O. Torring and M. 












ovariectomized  adult  rhesus  monkeys  with  parathyroid  hormone  1‐84  for  16  months  on 




Frost, H. M.  (1989).  "The biology of  fracture healing. An overview  for  clinicians. Part  I." Clin 
Orthop Relat Res(248): 283‐293. 



































Harris,  A.  M.,  P.  L.  Althausen,  J.  Kellam,  M.  J.  Bosse  and  R.  Castillo  (2009).  "Complications 
following limb‐threatening lower extremity trauma." J Orthop Trauma 23(1): 1‐6. 
Hinsley, D.  E.,  S.  L. Phillips  and  J.  S. Clasper  (2006).  "Ballistic  fractures during  the  2003 Gulf 
conflict‐‐early prognosis and high complication rate." J R Army Med Corps 152(2): 96‐101. 




























Jahangir,  A.  A.,  R.  M.  Nunley,  S.  Mehta  and  A.  Sharan  (2008)  "Bone‐graft  substitutes  in 
orthopaedic surgery." AAOS Now. 

















"Intermittent  PTH  stimulates  periosteal  bone  formation  by  actions  on  post‐mitotic 
preosteoblasts." Bone 44(2): 275‐286. 
Jilka, R. L., C. A. O'Brien, S. M. Bartell, R. S. Weinstein and S. C. Manolagas (2010). "Continuous 
elevation  of  PTH  increases  the  number  of  osteoblasts  via  both  osteoclast‐dependent  and  ‐
independent mechanisms." J Bone Miner Res 25(11): 2427‐2437. 
Jodar‐Gimeno,  E.  (2007).  "Full  length  parathyroid  hormone  (1‐84)  in  the  treatment  of 
osteoporosis in postmenopausal women." Clin Interv Aging 2(1): 163‐174. 
Jolette, J., C. E. Wilker, S. Y. Smith, N. Doyle, J. F. Hardisty, A. J. Metcalfe, T. B. Marriott, J. Fox and 























Yaszemski  (2008).  "Retention of  in vitro and  in vivo BMP‐2 bioactivities  in  sustained delivery 
vehicles for bone tissue engineering." Biomaterials 29(22): 3245‐3252. 












R.  E.  Guldberg  (2011).  "An  alginate‐based  hybrid  system  for  growth  factor  delivery  in  the 
functional repair of large bone defects." Biomaterials 32(1): 65‐74. 
Kolambkar,  Y.  M.,  A.  Peister,  A.  K.  Ekaputra,  D.  W.  Hutmacher  and  R.  E.  Guldberg  (2010). 










































Lu, C.,  T. Miclau, D. Hu  and R.  S. Marcucio  (2007).  "Ischemia  leads  to  delayed  union  during 
fracture healing: a mouse model." Journal of Orthopaedic Research 25(1): 51‐61. 
Luca, L., A. L. Rougemont, B. H. Walpoth, L. Boure, A. Tami, J. M. Anderson, O. Jordan and R. 







Mahendra,  A.  and  A.  D.  Maclean  (2007).  "Available  biological  treatments  for  complex  non‐
unions." Injury 38 Suppl 4: S7‐12. 
Makras,  P.  and  A.  D.  Anastasilakis  (2017).  "Bone  Disease  in  Primary  Hyperparathyroidism." 
Metabolism. 
Manabe,  T.,  S. Mori,  T. Mashiba,  Y. Kaji, K.  Iwata,  S. Komatsubara, A.  Seki,  Y. X.  Sun  and  T. 

















and  strength."  American  Journal  of  Physiology  Regulatory,  Integrative  and  Comparative 
Physiology 295(6): R1999‐2014. 
McGee‐Lawrence, M. E., S. J. Wojda, L. N. Barlow, T. D. Drummer, K. Bunnell, J. Auger, H. L. Black 


























Murphy, W. L., C. A. Simmons, D. Kaigler and D.  J. Mooney  (2004). "Bone  regeneration via a 
mineral substrate and induced angiogenesis." J Dent Res 83(3): 204‐210. 


















H.  E.  Takahashi  (1994).  "Increased  bone  formation  by  intermittent  parathyroid  hormone 
administration  is due to the stimulation of proliferation and differentiation of osteoprogenitor 
cells in bone marrow." Bone 15(6): 717‐723. 
Oest, M. E., K. M. Dupont, H.  J. Kong, D.  J. Mooney and R. E. Guldberg  (2007). "Quantitative 
































of  MC3T3‐E1  osteoblastic  cells  to  parathyroid  hormone  depend  on  time  and  duration  of 
treatment." J Bone Miner Res 14(9): 1504‐1512. 





hormone  (1‐34)  enhances  mechanical  strength  and  density  of  new  bone  after  distraction 
osteogenesis in rats." J Orthop Res 22(3): 472‐478. 
Silverberg, S. J., E. Shane, L. de la Cruz, D. W. Dempster, F. Feldman, D. Seldin, T. P. Jacobs, E. S. 
Siris,  M.  Cafferty,  M.  V.  Parisien  and  et  al.  (1989).  "Skeletal  disease  in  primary 
hyperparathyroidism." J Bone Miner Res 4(3): 283‐291. 






Skripitz,  R.,  T.  T.  Andreassen  and  P.  Aspenberg  (2000).  "Strong  effect  of  PTH  (1‐34)  on 
regenerating bone: a time sequence study in rats." Acta Orthop Scand 71(6): 619‐624. 
Stein, E. M., D. W. Dempster,  J. Udesky, H. Zhou,  J. P. Bilezikian, E. Shane and S.  J. Silverberg 
(2011).  "Vitamin  D  deficiency  influences  histomorphometric  features  of  bone  in  primary 
hyperparathyroidism." Bone 48(3): 557‐561. 
Stein, E. M., B. C. Silva, S. Boutroy, B. Zhou,  J. Wang,  J. Udesky, C. Zhang, D.  J. McMahon, M. 
Romano, E. Dworakowski, A. G. Costa, N. Cusano, D. Irani, S. Cremers, E. Shane, X. E. Guo and J. 
P.  Bilezikian  (2013).  "Primary  hyperparathyroidism  is  associated  with  abnormal  cortical  and 
trabecular microstructure and reduced bone stiffness in postmenopausal women." J Bone Miner 
Res 28(5): 1029‐1040. 




Street,  J. T.,  J. H. Wang, Q. D. Wu, A. Wakai, A. McGuinness and H. P. Redmond  (2001). "The 
angiogenic response to skeletal injury is preserved in the elderly." J Orthop Res 19(6): 1057‐1066. 
Stuermer, E. K., S. Sehmisch, T. Rack, E. Wenda, D. Seidlova‐Wuttke, M. Tezval, W. Wuttke, K. H. 
Frosch  and  K.  M.  Stuermer  (2010).  "Estrogen  and  raloxifene  improve  metaphyseal  fracture 






treatment  with  teriparatide  (PTH1‐34)  improves  femoral  allograft  healing  by  enhancing 




















































T.  Suda  (1998).  "Osteoclast  differentiation  factor  is  a  ligand  for 





















on bone. However,  the  impacts of continuously elevated PTH  levels are  less clear. Generally, 
continuously  elevated  serum  PTH  levels  are  considered  to  have  catabolic  effects  in  bone. 
However,  there  is  some  inconsistency  observed,  particularly  in  humans  with  mild  primary 
hyperparathyroidism.  The  factors  responsible  for  the  variability  in  skeletal  response  to 
continuously elevated PTH are not entirely clear. It is possible there is a threshold above which 
continuously  elevated  PTH  is  catabolic  and  below which  it  is  anabolic. Understanding  these 





























improved  healing,  it  lays  ground work  for  in  vivo  studies  to  examine whether  this  effect  is 
observed, or possibly even improved when signals from other cell types come into play. This is 
important  for  further  development  of  bone  regeneration  therapies  utilizing  continuous  PTH 
release from local delivery systems. Furthermore, it increases the understanding of how various 
degrees of hyperparathyroidism affect bone metabolism as well as provide a more informed basis 


















versus continuous PTH 1‐34  treatment  (Hock and Gera 1992).  In humans cortical bone  loss  is 
characteristic of primary hyperparathyroidism, however trabecular bone may be preserved or 
even enhanced  (Silverberg,  Shane et  al. 1989, Parisien,  Silverberg et al. 1990). Patients with 
asymptomatic PHPT demonstrated reduced bone mineral density at cortical sites, but at more 
trabecular sites (like the lumbar spine) it was preserved (Silverberg, Walker et al. 2013). Similarly, 
postmenopausal  women  with  mild  primary  hyperparathyroidism  (normal:  10‐65  pg/mL, 
elevated: 116 +/‐ 19 pg/mL), have demonstrated a preservation of trabecular bone compared to 












regeneration/fracture  healing  studies  (Skripitz,  Andreassen  et  al.  2000,  Andreassen  and 



















provide  a  good  baseline  for  in  vivo  mechanistic  studies.  Cell  culture  experiments  have 
contributed to the understanding of the pathways that lead to the functional outcomes of PTH 
treatment  and  may  also  lay  groundwork  in  understanding  differences  between  treatment 
regimens  (i.e.  intermittent vs continuous). PTH acts  in  large part  through a g‐protein coupled 
receptor  on  osteoblasts  (Jilka  2007).  Studies  in  MC3T3‐E1  (osteoblastic)  cells  indicate  the 
receptor for PTH and PTH related protein (PTH1R) mRNA is detected early in the differentiation 
timeline  (steady‐state by 5 days), by 12‐14 days PTH1R mRNA  increased 2  fold and remained 
elevated  (Schiller,  D'Ippolito  et  al.  1999).  Differentiation  and  bone  formation  markers  are 
upregulated  in  MC3T3‐E1  (osteoblastic)  cells  treated  with  intermittent  PTH  1‐34  (8M 
concentration for the first 6 hours of each 48 hour cycle) (Tian, Xu et al. 2011). Similarly, cells 
isolated  from  newborn  rat  calvaria  exhibited  an  increase  in  alkaline  phosphatase  (ALP,  a 
phenotypic marker for osteoblast cell maturation), calcium content, and number of mineralized 









  This  study  examined  the  dose  response  of  osteoblastic  cells  to  continuous  PTH 
stimulation through examining the effects of subjecting cultured osteoblastic cells to continuous 
PTH stimulation on alkaline phosphatase activity and mineralization over the course of 28 days. 
It  was  hypothesized  low  concentrations  of  continuous  PTH  stimulation  would  result  in 
osteoblastic  cell  activity  favorable  to  bone  formation,  whereas  continuous  stimulation  with 
higher  concentrations  would  not.  The  results  found  in  this  study  contribute  a  fundamental 
understanding  of  the  effects  of  continuous  low  dose  PTH  stimulation  on  osteoblastic  cells. 
Understanding of whether or not there is a threshold below which continuous PTH elicits anabolic 
activity from osteoblasts  is  important for further development of bone regeneration therapies 
utilizing  continuous  PTH  release  from  local  delivery  systems.  Furthermore,  it  increases  our 
understanding of how various degrees of hyperparathyroidism affect bone metabolism as well 























well,  10%  of  total  volume  in well  (18 µL  to  the  180 µL  of media). Plates were  placed  in  an 
incubator (37° C with 5% CO2) for 1 hour and read at 530/590 nm. Proliferation was compared 













as  an  intermittent  treatment  group  at  the  highest  concentration  (100nM).  Cells  exposed  to 
continuous concentrations of PTH had the appropriate concentration of PTH combined with the 
media at each  change  (every 72 hours). Cells exposed  to  intermittent PTH, were exposed  to 
media with PTH for 2.5 hours daily 5 days/week. Cell lysate was collected at days 3, 7, 14, 21, and 
28 and used  to quantify protein and ALP. The experiment was  repeated 9  times  (9 different 
passages of MC3T3‐E1 cells).  




each  well  using  a  cell  scraper  and  collected.  Cells  were  sonicated  3  times:  2‐3  seconds  of 
sonication with  20  seconds  between  cycles. All  samples were  centrifuged  at  13,000 G  for  3 
minutes  at  4°C.  The  supernatant was  collected  and  stored  at  ‐80  °C until  all  samples  for  all 




















  At days 3, 7, 14, 21, and 28 cells were  fixed  in  formalin and stained with Alizarin Red. 
Media was aspirated from each well and each well was rinsed with 2 mL PBS followed by addition 
of 2 mL neutral buffered formalin (NBF) to each well. After one hour at room temperature, NBF 


































(within  each  treatment  group)  was  observed,  however  this  result  was  not  consistent  or 
repeatable. In 2 passages (experiments 1 and 3) an increase in ALP activity between days 3 and 

































































  Contrary  to  findings with ALP, Alizarin Red data  indicated  consistent differences both 






















































of  the  study,  0,  0.00001,  0.0001,  0.001,  0.01  nM  PTH  treatments  all  showed  increasing 
mineralization. In cells without PTH treatment, mineralization was significantly increased by day 
14 (p < 0.0283) and continued to increase out to 21 days, after which it leveled off. Treatment 

















utilizing  continuous  PTH  release  from  local  delivery  systems.  Furthermore,  it  may  add 
understanding of how various degrees of hyperparathyroidism affect bone metabolism as well 
as  provide  a  more  informed  basis  for  conducting  in  vivo  studies  aimed  at  investigating  the 








knowledge  base  surrounding  the  understanding  of  continuous  exposure  to  PTH  this  study 
examined lower concentrations than typically explored in literature.   
In vitro proliferation was examined in this work at an early timepoint (prior to estimated 
completion  of  differentiation  of  the  cells).  The  goal  was  to  gain  insight  as  to  whether  PTH 







vivo  work  has  shown  intermittent  administration  of  PTH  stimulates  bone  formation  on  the 
surface of periosteal and trabecular bone by increasing osteoblast number (Jilka, O'Brien et al. 
2009). However, data  suggested PTH exerts pro‐differentiating and/or pro‐survival effects on 
pre‐osteoblasts.  The  findings  in  this  study  of  a  lack  of  effect  of  PTH  treatment  at  any 








day 14) mineralization was  inhibited  (~60%) compared  to cultures where PTH  treatment was 




the  entire  duration  of  their  maturation  cycle,  thus  understanding  the  implications  for  low 
concentrations of PTH starting at day 0 in this study is still of interest. At concentrations above 
0.01 nM PTH, a  similar  result  to Schiller et al. and  Ishizuya et al. was observed  in  this  study. 
Mineralization  was  significantly  decreased  when  compared  to  controls  (no  PTH  treatment). 






above.  Interestingly,  intermittent  treatment  did  not  result  in  the  expected  increases  in 
mineralization over control or over the timecourse of the study. Previous studies in MC3T3‐E1 
cells  have  shown  more  than  90  minutes  of  PTH  exposure  was  necessary  to  observe  the 
stimulatory effects of PTH (Schiller, D'Ippolito et al. 1999). However, with 2.5 hours of treatment, 
this stipulation was met. A similar result was recently observed by Milstrey et al. Osteoblasts 
from  calvaria  of  mice  were  treated  with  PTH  for  6  hours  and  incubated  for  42  hours  in 
differentiation  medium.  Mineralization  was  diminished  with  higher  concentrations  of  PTH 
treatment (10 and 50nM), but not with lower concentrations (10‐5 – 1 nM). Treatment with 10‐5 
and  10‐3  nM  tended  to  increase mineralization  (Milstrey, Wieskoetter  et  al.  2017).   Authors 
suggested, as bone remodeling is dependent on an initiation phase with osteoclast recruitment 
(Matsuo and  Irie 2008), perhaps the  lack of coupling factors are responsible for the  inhibitory 
effects of PTH at higher concentrations. The inhibitory effect may also be due to the traditionally 
accepted concept that continuous PTH  is catabolic. Perhaps at these higher concentrations an 








of  osteoblast  differentiation,  it  was  expected  increases  would  have  at  least  been  observed 
throughout  the  timecourse of  the  study  in  the  control group. The  lack of  this observation  is 
especially surprising given the anticipated increase in mineralization with time was observed in 
control  cells  and  with  lower  PTH  treatment  concentrations.    Research  has  shown  different 
subclones of cell lines, characterized with regard to ability to mineralize a collagen extracellular 































concentrations  (10 and 50 nM)  lead  to decreased ALP activity at day 26 compared  to others 
(Milstrey, Wieskoetter et al. 2017).  










PTH  induced  apparent  increases  in  CFU‐F  and  the  number  of  ALP‐positive  CFU‐F  (Nishida, 
Yamaguchi et al. 1994). Subconfluent primary osteoblast‐like cells (isolated from mouse calvaria) 
exposed to PTH for 7 days stimulated ALP in a dose‐dependent manner. However, in cells that 
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bioactive molecules of hydrogels are all  tailorable making  them good options  for delivery of 
bioactive molecules. Hydrogels may be used alone, or in combination with more rigid scaffolds 
when a more rigid structure is desirable (ie. use in combination with a rigid scaffold to bridge a 
segmental  defect  in  bone).  The  chemical  cross  linking  in  hydrogels  allows  them  to  remain 
insoluble when placed in aqueous environments, which allows for control of drug delivery. One 
strategy  for  controlling  the  release  of  a  biomolecule  is  entrapping  the  molecule  within  the 
hydrogel  matrix.  This  approach  is  somewhat  dependent  on  the  molecular  weight  of  the 
entrapped molecule relative to the network structure, making it a useful approach for use with 













regeneration  applications  the  ideal  release  profile  is  unknown.  Thus,  characterization  of  the 
release profile for materials used in efficacy studies examining the effect of locally delivered PTH 
on  bone  regeneration  is  important  for  understanding  and  optimizing  the  observed  healing 
response. This study characterized in vitro PTH release from thiol‐ene hydrogels when PTH was 
either  entrapped  within  the  hydrogel  matrix,  as  well  as  the  in  vitro  release  from  thiol‐ene 
hydrogels containing PTH cross‐linked to the matrix. In vivo degradation of thiol‐ene hydrogels 
and  thiol‐ene  hydrogels  surrounding  a  rigid  PPF  scaffold  in  a  subcutaneous  pocket was  also 
characterized. 
3.1 Introduction. 
  The  skeletal  system  is  capable  of  self‐repair  when  damaged.  This  not  only  applies  to 
microdamage, but also to macrostructural fractures and breaks (Einhorn 1998). However, cases 













  The chemical cross  linking  in hydrogels allows  them  to remain  insoluble when placed  in 
aqueous environments, which allows for control of drug delivery. One strategy for controlling the 
release of a biomolecule is entrapping the molecule within the hydrogel matrix (Mellott, Searcy 
et al. 2001,  Lin and Metters 2006). This approach  is  somewhat dependent on  the molecular 








instead  of  relying  on  diffusion.  Degradation  of  hydrogels  may  be  controlled  by  different 
mechanisms like hydrolysis or proteases (like MMPs) released by cells (Wong and Bronzino 2007), 
thus allowing tailorability of release, depending on environment and desired release profile.  
  How biomolecules are delivered  can affect both bioactivity and  release profile, both of 

















continuously elevated, as  in hyperparathyroidism,  it  is generally accepted PTH has a catabolic 
effect (Tam, Heersche et al. 1982, Uzawa, Hori et al. 1995). However, there  is some variability 
observed  with  continuously  elevated  PTH.  Cortical  bone  loss  is  characteristic  of  primary 
hyperparathyroidism, however trabecular bone is preserved or enhanced (Silverberg, Shane et 
al. 1989, Parisien, Silverberg et al. 1990, Silverberg, Walker et al. 2013). There is also anecdotal 
evidence  indicating  mild  primary  hyperparathyroidism  has  a  protective  effect  against  post‐
menopausal osteoporosis  (Dempster, Parisien et al. 1999, Dempster, Muller et al. 2007). The 
anabolic  effect  PTH  has  on  bone  makes  it  a  molecule  of  interest  for  bone  regeneration 
applications. A number of studies have shown PTH to have beneficial effects on bone healing 
when given as daily injections (Skripitz, Andreassen et al. 2000, Andreassen and Cacciafesta 2004, 





to  optimize  delivery  profile  for  healing  response  while  decreasing  or  eliminating  systemic 
exposure and overall skeletal effects. In the case of continuously delivered PTH, this is beneficial, 
as the effect can be limited to the site of high remodeling (defect site), as continuous PTH does 





















Poly(propylene  fumarate)  scaffolds  were  fabricating  using  stereolithography  as 







Monomer  solutions  for  the  hydrogels  were  prepared  with  assistance  from  Dr.  Kristi 
Anseth’s  lab at CU Boulder, as previously described  (Fairbanks, Schwartz et al. 2009). Briefly, 
Monomer  solutions were:   6 wt%/vol 10K 4‐arm poly(ethylene  glycol)‐norbornene  (PEG‐NB), 
1mM  adhesion  peptide  (CRGDS),  5.5  mM  di‐cysteine  MMP‐degradable  crosslinker  peptide 
(KCGPQGIAGQCK),  and  0.01%  of  the  photoinitiator  lithium  phenyl‐2,4,6‐














by  adding  a  sulfhydryl  group  to  accommodate  cross‐linking.  PTH  was  thiolated  using  trauts 
reagent  (2‐iminothiolene‐HCL). PTH was exposed to a 20 x molar excess of Trauts reagent  (2‐
iminothiolene‐HCL)  and  3mM  EDTA  and  incubated  at  room  temperature  for  2 hours.  Excess 




























































gel  could  no  longer  be  distinguished  from  fluorescence  of  the  surrounding  skin.  When 





Preliminary  ex‐vivo  imaging  was  performed  to  verify  no  components  of  the  system 
fluoresced  at  the  utilized  excitation/emission  wavelengths  for  Alexa  Fluor  680  (excitation 
wavelength: 679 and emission wavelength: 702). The PPF scaffold, thiol‐ene hydrogels, thiol‐ene 


































































































wires utilized  for  femur defect studies similarly did not  fluoresce, however,  the PEEK  fixation 
plates did fluoresce.  




efficiency of  approximately 6E7  (p/s/cm2/sr)/(µW/cm2). Detectable  fluorescence  remained  at 
that  level until gels were no  longer detectable. Upon dissection of  the  subcutaneous pocket 
where gels were located, no evidence of gel could be detected at day 18 or 21, in the two rats 




























































Representative  images of  rats with  labeled gels and gels  isolated using black paper over  the 
timecourse of the study are shown  in Figure 3. 9 and Figure 3. 10. There was more variability 
observed  in  the  initial  amount of  fluoresce detected  in hydrogels  surrounding PPF  scaffolds. 
However, like Alexa Fluor 680 labeled hydrogels without PPF scaffolds an initial drop in fluoresce 
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any  healing  response,  or  lack  thereof,  when  the  hydrogel  is  used  in  regenerative  medicine 














PTH released from hydrogels with PTH entrapped  in the matrix  is comparable to what  is seen 









assay  to measure PTH  released  from scaffolds  is a  limitation of  this study as  the assay  is not 
specific to PTH. Thus  if the bond between an RGD peptide and the PEG backbone was broken 
down by hydrolysis and liberated from the hydrogel matrix, it may have been picked up by the 







results  than  examining protein  content  in  general.  The  release  profile  of  PTH  released  from 
hydrogels with PTH tethered to the matrix is more comparable to that observed by Arrighi et al  









Addition  of  MMPs  to  the  experiment  in  attempt  to  mimic  the  in  vivo  environment  more 














mechanism by which PTH could be  liberated.  It  is difficult  to define a physiologically relevant 
value for addition of MMPs to  in vitro studies. However, understanding  in vivo degradation of 
these gels and combining that information with the in vitro release profile can lend greater insight 
into  an  anticipated  in  vivo  release  profile.  In  vivo  degradation  studies  indicated  thiol‐ene 
hydrogels breakdown  in a subcutaneous  implant model between 8 and 21 days. Thus all PTH 
(whether entrapped within he matrix, or tethered to it) would be released by 21 days. This would 
likely have a noticeable  impact on  the  release profile  for hydrogels with PTH  tethered  to  the 
matrix. As the matrix is degraded more PTH would be released at earlier timepoints than the 14 
‐21 day release observed in vitro. Interestingly, when the thio‐ene hydrogels were used with rigid 




there are some  limitations to this study,  it provides useful  information for understanding how 
the in vitro release profiles may more directly relate to in vivo modes as an important aspect of 
the  thiol‐ene hydrogel degradation  is MMPs. Ultimately  the application  for  this PTH delivery 





a physiologically  relevant biological component  to  the degradation  study.  In comparison  to a 
femur defect however, the amount of damage at the implant site as well as fluid flow are less 





































in  a  femur  defect model,  the  general  timeline  of  thiol‐ene  hydrogel  degradation  as well  as 
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biomaterial  scaffold  in  order  to  promote  bone  regeneration  and  provide  an  alternative  to 
autograft for treatment of large segmental defects and non‐unions. Systemic administration of 
PTH has been shown to enhance bone regeneration in a variety of research models as well as off 
label  use  in  a  human  case.  Continuously  released,  locally  delivered  PTH  has  been  shown  to 
improve healing/formation around dental implants in dogs and drill defects in sheep. However, 
dose response to local continuously delivered PTH is still unknown. Whether or not the benefits 














and  critical  size  defects  in  bone.  Bone  regeneration  through  locally  delivered  parathyroid 
hormone has the potential to improve functional restoration, even beyond that of allografts and 
without  the  drawbacks  of  current  treatments,  which  would  improve  the  quality  of  life  for 
patients.  
4.1 Introduction.  
  Systemic  administration  of  PTH  has  been  shown  to  enhance  bone  regeneration  in  a 
variety of research models as well as off  label use  in a human case (Skripitz, Andreassen et al. 
2000,  Seebach,  Skripitz  et  al.  2004, O'Loughlin,  Cunningham  et  al.  2009).  In  closed  fracture 















Gordon  et  al.  2003).  However,  due  to  limited  availability  and  the  potential  for  donor  site 
morbidity  it  is not always  the best  (or a viable) option. Local delivery of PTH may provide an 
alternative to autograft, allograft and other bone graft substitutes. The anabolic effect PTH has 
on  bone  may  provide  a  comparable  healing  response  to  allograft.  Local  delivery  gives  the 





studies  investigating  the  use  of  locally  delivered  PTH  for  bone  regeneration,  the  results  are 
promising (Fuerst, Derungs et al. 2007, Jung, Cochran et al. 2007, Arrighi, Mark et al. 2009).  
  Polyethylene glycol matrices (PEG) infused with PTH 1‐34 (20 µg/mL) were found to be 


















material  was  not  pursued.  Instead  scaffolds  designed  by  collaborating  research  groups  for 
bioactive molecule delivery were  tailored  to  incorporate PTH and utilized. The  first 5  studies 









as  a biomolecule delivery  system  and  represented  a different  aspect of material options  for 






variety  of  options  that  create  delivery  systems  that  have  potential  to  be  tailored  to  enable 




glycol)  (PEG)  based  hydrogels  have  shown  promise  for  delivery  of  a  variety  of  bioactive 

















poly  (lactic  acid) membranes  have  shown  promise  as  potential material  for  enhancing  bone 
regeneration (Kim, Lee et al. 2006). Electrospun PLGA‐HA membranes have been shown to have 
a positive effect of cells, increasing proliferation and ALP expression (Ngiam, Liao et al. 2009). In 






































sponge  for BMP delivery  (Mariner, Wudel et al. 2013).  In  comparison  to  the methylcellulose 

















   A Methylcellulose Hydrogel  (1.5% Agarose, 9% Methylcellulose, 1 % Chitosan, poly  (L‐
lactic)  acid  (PLLA)  fibers)  was  created  in  the  laboratory  of  Dr.  Ryan  Gilbert  at  Rensselaer 













































size  (5mm) minus average  length between bone ends  (measured  in mm), divided by original 
defect size x 100% (equation 1). 



















  One  way  analysis  of  variance  (ANOVA)  was  used  to  determine  differences  between 




  One  rat  was  sacrificed  24  hours  post  op  to  assess  whether  or  not  the  gel  was  still 
observable in the defect area. At 24 hours post op, there was no evidence of the hydrogel still 
being present  in the defect area. Four rats were  lost to surgery/recovery complications,  in all 
other animals there were no complications.  At 6 or 10 weeks no differences were observed in 
bone area or percent defect bridged (p > 0.169). Similarly at 12 weeks, there were no significant 













was  delivered  via  a  1.5%  agarose,  7% methylcellulose,  1%  chitosan  hydrogel. Differences  in 





























































cut out. The arrangements of  fibers were  then  folded over 8  times, wrapped around a  steel 
needle of 2 mm diameter and the ends were sealed with dichloromethane. Holes of diameter 




increase  the  amount  of  PTH  in  each  fiber  the  absorption  time  for  PTH  to  adsorb  onto 
hydroxyapatite  nanoparticles was  increased. Unadsorbed  PTH was  also  electrospun  into  the 
fiber, to ensure that no PTH was  lost  in the process. Scaffolds were created to  incorporate no 
PTH, 50 µg hPTH 1‐34, 100 µg hPTH 1‐34, or 200 µg hPTH 1‐34  into  the  fibers  (n = 3/group). 
Though the result would not be expected to be drastically different than what would be observed 
with bbPTH, in the interest of outcomes being directly comparable to literature and commercially 














Male Sprague Dawley  rats  (250‐300g) underwent  surgery  to create a 5mm  segmental 
defect in the femur. Surgeon and animal aseptic preparation prior to the surgery was according 
to  the  Institutional  Animal  Care  and Use  Committee  (IACUC) Guidelines  for  Rodent  Survival 
Surgery. Rats were anesthetized by isoflurane inhalation (2‐3%, to effect). After anesthesia the 




gigli wire. Pilot  studies 2, 3, and 4 utilized a  raised plate model  to avoid  the possibility bone 
growth  along  the  fixation  plate  would  confound  results.  After  the  defect  was  created  the 
treatment  was  placed.  Treatment  consisted  of  the  given  material  scaffold  (vehicle)  or  the 
material scaffold containing 50, 100 or 200 µg PTH. The soft tissue was then sutured closed and 
wound clip staples were placed over the incision to help protect the incision. Animals received 
buprenorphine SR  (0.6‐0.8 mg/kg)  subcutaneously 20‐30 minutes prior  to  surgery. Rats were 
allowed to recover and were observed daily for evidence of wound problems such as swelling or 


















































































































bone growth, and potentially confounding or  inadvertently  supplementing any  response as a 
result of PTH or scaffold use (Oest, Dupont et al. 2007). Similar plates have been used by other 
research groups with success, however  fixation  failure was problematic  in  this study. Though 
effects of locally delivered PTH could not be concluded from this study, the elctrospun scaffold 

























  One  way  analysis  of  variance  (ANOVA)  was  used  to  determine  differences  between 
treatment groups within each study. A p‐value of less than 0.05 was be considered significant. If 





































  The  fixation  issues  that plagued  study 2  (electrospun  scaffolds) were not observed as 





























































the  PPF  scaffold  by  making  a  “putty”  of  microspheres  by  adding  70  µL  collagen,  PureCol 















  One  way  analysis  of  variance  (ANOVA)  was  used  to  determine  differences  between 
treatment groups within each study. A p‐value of  less than 0.05 was considered significant.  If 













































prevent  the  plate  acting  as  a  surface  for  bone  growth,  and  potentially  confounding  or 
inadvertently supplementing any response as a result of PTH or scaffold use (Oest, Dupont et al. 
2007).  Similar  plates  have  been  used  by  other  research  groups  with  success,  and  observed 

























































































  One  way  analysis  of  variance  (ANOVA)  was  used  to  determine  differences  between 























































































found  in  these pilots, ease of use, ability  to bridge  the defect area, and  customizability. The 








































to  the  Institutional  Animal  Care  and Use  Committee  (IACUC) Guidelines  for  Rodent  Survival 
Surgery. Rats were anesthetized by isoflurane inhalation (2‐3%, to effect). After anesthesia the 












































  One  way  analysis  of  variance  (ANOVA)  was  used  to  determine  differences  between 
























































and  foremost, this study resulted  in  full bridging of some of the defects, which had not been 
observed in any pilot studies. Though there were no significant differences in bone volume, the 
10 µg tended to have more new bone in the defect area than empty defects. Interestingly, the 























































to  the  Institutional  Animal  Care  and Use  Committee  (IACUC) Guidelines  for  Rodent  Survival 
Surgery. Rats were anesthetized by isoflurane inhalation (2‐3%, to effect). After anesthesia the 

























 At  12  weeks  bone  volume  and  mineral  density  were  assessed  (ex  vivo)  by  micro 
computed tomography (VivaCT 80, Scanco Medical). During scans samples were held in a 50 mL 













sample)  to determine  if any differences between groups were observable  in  the  type of  soft 
tissue bridging defects that did not exhibit complete bony bridging  in order to gain  insight on 
potential for full bridging or differences that may be evident at later timepoints than 12 weeks.. 
For example defects bridged by  fibrous  tissue  are  less  likely  to heal without  intervention  as 
compared to those bridged by a cartilaginous matrix  if a  later timepoint were selected. Slides 




  One  way  analysis  of  variance  (ANOVA)  was  used  to  determine  differences  between 
































































indicated more bridging with  treatment of 3 or 10 µg PTH per hydrogel.  Figure 4. 29  shows 







































Treatment with  10  µg  PTH  resulted  in  defect  areas  that  were  bridged  completely  by  some 
combination of mineralized and cartilaginous tissue in all three histologically prepared samples. 
Treatment with 3µg PTH resulted  in defect areas bridged completely by some combination of 







































































upon  withdrawal  of  the  hormonal  stimulation,  cells  redirect  toward  their  distinct 
microenvironment and terminal differentiation (Zerega, Cermelli et al. 1999). PTH has also been 
indicated as efficacious in cartilage repair studies (Kudo, Mizuta et al. 2011, Orth, Cucchiarini et 




matrix are much more  likely  to heal  than  those bridged by  loosely  connected  fibrous  tissue. 
Interestingly, even at the 12 week timepoint, similar to findings in the study where PTH was not 
bound to the hydrogel, the 30 µg treatment tended to result  in  less bridging than 3 µg. The 3 
studies performed utilizing  the  thiol‐ene gel  for PTH delivery all  indicate a potential negative 
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segmental bone  loss  (Mahendra and Maclean 2007), but may not always be  the most viable 
option  as  availability  is  limited  and  complications  at  the  donor  site  may  arise.  Allograft, 
demineralized  bone  matrix  (DBM)  as  well  a  variety  of  commercially  available  bone  graft 




scenarios.  In  2001 Bone morphogenetic  proteins  (BMPs) were  FDA  approved  for  use with  a 
collagen sponge for spinal fusion and long bone non‐union applications. Though  BMP‐2 and BMP 
‐7 have been shown to perform as well as iliac crest bone grafts for spinal fusion and long bone 
applications  (Kanakaris,  Lasanianos  et  al.  2009,  Zimmermann, Wagner  et  al.  2009),  it  is  not 


















et  al.  2013);  and  post‐menopausal  women  with  mild  primary  hyperparathyroidism  have  an 
apparent protective effect against post‐menopausal osteoporosis (Dempster, Muller et al. 2007). 
Studies  in bone  regeneration  indicated  locally delivered PTH delivered  in a  sustained  fashion 
improved healing (Jung, Cochran et al. 2007, Arrighi, Mark et al. 2009). Locally delivered low dose, 
continuous  PTH  may  improve  bone  regeneration.  This  work  examined  the  effects  of  locally 
delivered  PTH  on  bone  regeneration  through  examination  of  the  direct  effects  of  low  dose 
continuous PTH treatment on osteoblasts, the effect of PTH on healing in a rat critical size femoral 
defect and characterization of the biomaterial carrier.  
  Local PTH delivery did not result  in robustly  improved bone  ingrowth  (as compared to 













threshold  below  which  continuous  local  delivery  of  PTH  may  be  optimized  for  an  anabolic 
response.  In  vitro mineralization appears  to be a useful and  consistent marker of osteoblast 
activity in these studies as well as other published data on the effects of PTH on osteoblastic cells 
in  culture  (Milstrey,  Wieskoetter  et  al.  2017).  However,  alkaline  phosphatase  activity  (ALP) 
seemed to provide more variable results in this study as well as the recent work by Milstrey et al. 
It  is possible the variable response  is  indeed characteristic of the expression pattern  in  longer 
term  cultures  and  is  perhaps  not  an  ideal  indicator  of  osteoblast  differentiation.  Future 
examination of other bone  formation markers or signaling molecules that play a role  in bone 
remodeling may provide further indication of the effect PTH has on bone regeneration.  











even  though MMPs would be present  to break down  the  gel, hydrogels  combined with PPF 
scaffolds remained present  in subcutaneous pockets up to 8 weeks. Though  in a defect model 
degradation would  likely occur faster due to the  increased damage and cellular response,  it  is 
unlikely degradation of  the gel would be  rapid enough  to drastically  change  the PTH  release 
profile.  Future  studies  examining  varying  release  profiles  in  a  slightly  different  fashion  may 
provide  a  more  thorough  insight  as  to  the  ideal  release  profile.  Studies  utilizing  the  same 






















group.  If  samples had been  collected at a  later  timepoint  it  seems  likely much more distinct 













bridging  of  the  defect  area.  Regardless  of  mechanism,  the  likelihood  for  healing  at  a 
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100 nM  13.750 mL  13.750 mL  13.75 L of STOCK PTH 
10 nM  13.750 mL  12.375 mL  1,375 µL of 100 nM PTH 
1 nM  13.750 mL  12.375 mL  1,375 µL of 10 nM PTH 
0.1 nM  13.750 mL  12.375 mL  1,375 µL of 1 nM PTH 
0.01 nM  13.750 mL  12.375 mL  1,375 µL of 0.1 nM PTH 
0.001 nM  13.750 mL  12.375 mL  1,375 µL of 0.01 nM PTH 
0.0001 nM  13.750 mL  12.375 mL  1,375 µL of 0.001 nM PTH 
0.00001 nM  13.750 ml  12.375 mL  1,375 µL of 0.0001 nM PTH 
0 nM  2.5 mL/well  2.5 mL  None  





























100 nM  12.510 mL  12.510 mL  12.51 L of STOCK PTH 
10 nM  12.510 mL  11.259 mL  1,251 µL of 100 nM PTH 
1 nM  12.510 mL  11.259 mL  1,251 µL of 10 nM PTH 
0.1 nM  12.510 mL  11.259 mL  1,251 µL of 1 nM PTH 
0.01 nM  12.510 mL  11.259 mL  1,251 µL of 0.1 nM PTH 
0.001 nM  12.510 mL  11.259 mL  1,251 µL of 0.01 nM PTH 
0.0001 nM  12.510 mL  11.259 mL  1,251 µL of 0.001 nM PTH 
0.00001 nM  12.510 ml  11.259 mL  1,251 µL of 0.0001 nM PTH 
0 nM  2.5 mL/well  2.5 mL  None  









100 nM  9.73 mL  9.73 mL  9.73 µL of 100 M stock PTH 
10 nM  9.73 mL  8.757 mL  973 µL of 100 nM  
1 nM  9.73 mL  8.757 mL  973 µL of 10 nM 
0.1 nM  9.73 mL  8.757 mL  973 µL of 1 nM 
0.01 nM  9.73 mL  8.757 mL  973 µL of 0.1 nM 
0.001 nM  9.73 mL  8.757 mL  973 µL of 0.01 nM 
0.0001 nM  9.73 mL  8.757 mL  973 µL of 0.001 nM 
0.00001 nM  9.73 mL  8.757 mL  973 µL of 0.0001 nM 
0 nM  2.5 mL/well  2.5 mL  None  











100 nM  6.95 mL  6.95 mL  6.95 µL of 100 M stock PTH 
10 nM  6.95 mL  6.255 mL  695 µL of 100 nM 
1 nM  6.95 mL  6.255 mL  695 µL of 10 nM 
0.1 nM  6.95 mL  6.255 mL  695 µL of 1 nM 
0.01 nM  6.95 mL  6.255 mL  695 µL of 0.1 nM 
0.001 nM  6.95 mL  6.255 mL  695 µL of 0.01 nM 
0.0001 nM  6.95 mL  6.255 mL  695 µL of 0.001 nM 
0.00001 nM  6.95 mL  6.255 mL  695 µL of 0.0001 nM 
0 nM  2.5 mL/well  2.5 mL  None  







100 nM  3.475 mL  3.475 mL  3.475 µL of 100 M stock PTH 
10 nM  3.475 mL  3.128 mL  347.5 µL of 100 nM 
1 nM  3.475 mL  3.128 mL  347.5 µL of 10 nM 
0.1 nM  3.475 mL  3.128 mL  347.5 µL of 1 nM 
0.01 nM  3.475 mL  3.128 mL  347.5 µL of 0.1 nM 
0.001 nM  3.475 mL  3.128 mL  347.5 µL of 0.01 nM 
0.0001 nM  3.475 mL  3.128 mL  347.5 µL of 0.001 nM 
0.00001 nM  3.475 mL  3.128 mL  347.5 µL of 0.0001 nM 
0 nM  2.5 mL/well  2.5 mL  None  








4. Scrape cells  from each well using cell scraper. Use micropipette  to  remove  lysate  into 
labeled eppendorf (lysate from 1 well per eppendorf). 
5. Repeat steps 1‐4 with 2nd plate from the same time point. 





















































Patntirapong  S,  Singhatanadgit  W,  Chanruangvanit  C,  Lavanrattanakul  K,  Satravaha  Y  (2012) 






















































































































100 nM  5.5 mL  5.5 mL  5.5 L of STOCK PTH 
10 nM  5.5 mL  4.95 mL  550 µL of 100 nM PTH 
1 nM  5.5 mL  4.95 mL  550 µL of 10 nM PTH 
0.1 nM  5.5 mL  4.95 mL  550 µL of 1 nM PTH 
0.01 nM  5.5 mL  4.95 mL  550 µL of 0.1 nM PTH 
0.001 nM  5.5 mL  4.95 mL  550 µL of 0.01 nM PTH 
0.0001 nM  5.5 mL  4.95 mL  550 µL of 0.001 nM PTH 
0.00001 nM  5.5 mL  4.95 mL  550 µL of 0.0001 nM PTH 
0 nM  1 mL/well  1 mL  None  































100 nM  4.5 mL  4.5 mL  4.5 µL of STOCK PTH 
10 nM  4.5 mL  4.05 mL  450 µL of 100 nM PTH 
1 nM  4.5 mL  4.05 mL  450 µL of 10 nM PTH 
0.1 nM  4.5 mL  4.05 mL  450 µL of 1 nM PTH 
0.01 nM  4.5 mL  4.05 mL  450 µL of 0.1 nM PTH 
0.001 nM  4.5 mL  4.05 mL  450 µL of 0.01 nM PTH 
0.0001 nM  4.5 mL  4.05 mL  450 µL of 0.001 nM PTH 
0.00001 nM  4.5 mL  4.05 mL  450 µL of 0.0001 nM PTH 
0 nM  1 mL/well  1 mL  None  








100 nM  3.5 mL  3.5 mL  3.5 µL of 100 µM stock PTH 
10 nM  3.5 mL  3.15 mL  350 µL of 100 nM  
1 nM  3.5 mL  3.15 mL  350 µL of 10 nM 
0.1 nM  3.5 mL  3.15 mL  350 µL of 1 nM 
0.01 nM  3.5 mL  3.15 mL  350 µL of 0.1 nM 
0.001 nM  3.5 mL  3.15 mL  350 µL of 0.01 nM 
0.0001 nM  3.5 mL  3.15 mL  350 µL of 0.001 nM 
0.00001 nM  3.5 mL  3.15 mL  350 µL of 0.0001 nM 
0 nM  2.5 mL/well  1 mL  None  



















100 nM  2.5 mL  2.5 mL  2.5 µL of 100 µM stock PTH 
10 nM  2.5 mL  2.25 mL  250 µL of 100 nM 
1 nM  2.5 mL  2.25 mL  250 µL of 10 nM 
0.1 nM  2.5 mL  2.25 mL  250 µL of 1 nM 
0.01 nM  2.5 mL  2.25 mL  250 µL of 0.1 nM 
0.001 nM  2.5 mL  2.25 mL  250 µL of 0.01 nM 
0.0001 nM  2.5 mL  2.25 mL  250 µL of 0.001 nM 
0.00001 nM  2.5 mL  2.25 mL  250 µL of 0.0001 nM 
0 nM  1 mL/well  1 mL  None  









100 nM  1.5 mL  1.5 mL  1.5 µL of 100 µM stock PTH 
10 nM  1.5 mL  1.35 mL  150 µL of 100 nM 
1 nM  1.5 mL  1.35 mL  150 µL of 10 nM 
0.1 nM  1.5 mL  1.35 mL  150 µL of 1 nM 
0.01 nM  1.5 mL  1.35 mL  150 µL of 0.1 nM 
0.001 nM  1.5 mL  1.35 mL  150 µL of 0.01 nM 
0.0001 nM  1.5 mL  1.35 mL  150 µL of 0.001 nM 
0.00001 nM  1.5 mL  1.35 mL  150 µL of 0.0001 nM 
0 nM  1 mL/well  1 mL  None  
















































































file  (Typically  named  by  Scope_Camera_Date)    Open  Exit  ‘Optical 
Calibration’ window 













































5. To  measure  mineralized  area  click  the  “A1”  array  to  select  it,  this  will  measure  the 































 In  some  cases  the  immutopics  canine  PTH  kit  may  be  used  to  measure  bbPTH  1‐84 






















1mL syringes    Room Temp   







Black Bear PTH 1‐84    ‐80°C   
       
       























































to modify  the methods slightly. The PEEK plate used  in  this research  fluoresces at  the 
wavelengths  used  for  Alexa  Fluor  680  (as  seen  below),  as  well  as  those  used  for 















Sprague Dawley rats       
Suture       




Isoflurane       
Oxygen       
       























































































































Black Bear PTH 1‐84    ‐80°C   
Forskolin  Sigma F6886  Room Temp  Chemical cabinet 
IBMX  Sigma I5879  ‐20°C  ACC244 Freezer 















































































































11.  These supernatants can be assayed directly, providing a dilution of at  least 1:2  is used. A 































PEEK fixation plates  Alpha  Designs  and 
plastics  (technical 








Gigli Wire       
Babcocks       
Scalpel       
Forceps  (X2)       
ALF retractors       
Gauze/cotton swabs       
Dremel       
#66 Drill bits       
Chlorhexidine 4%       























 Plates:  flat or raised  ‐ Ve careful using raised plates, both  labs here that use them are 
having issues with k‐wire pull‐out, and therefore fixation failure (radiographs below).  













































aren’t  clamping with  the  edges  in  contact with  the  bone  or  plate,  rather  the  gap  is 






















































of  the  Scanco  machine  and  make  sure  you  have  familiarized  yourself  with  the  user 
manual.  
 MicroCT  uses  x‐ray  imaging  (differences  in  x‐ray  attenuation  properties  of  different 
materials) and computed tomography to provide high resolution 3‐D images. 














10 % NBF       
70 % Ethanol       
50 mL Falcon Tubes       
Scanco vivaCT80       
       








shortcuts will perform  the  same  tasks. Some do,  some do not‐  check  the user 
manual 
o By default two windows will be displayed on the screen – uCT toolbox (left) and 
Session manager (right) 
 
 
 
 
 
 
 
 
Procedure in vivo scans of femur defects 
Set up scan parameters 
1. Create Control file 
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Micro‐CT Scanning Specifications: 
Scan Data:  5/24/2017 
Project:  SJW: Femur Defect 
Specimens:  Sprague Dawley Rat Femurs 
Number of Scans:  1 
Time to Scan:  ~ 30‐45 Minutes 
Scanner Setup (General): 
Measurement Sample Name:  SethD_SJW‐Femur Defect‐Sample # 
Holder Diameter:  Rat bed 
Holder Type:  Generic, Any dia x L 145 mm 
Evaluation:  Default 
Control File Settings: 
Control File Name:  SJW Femur Defect 
X‐ray Settings:  Energy/Intensity: 70kVp, 114 uA, 8W 
Calibration: #3 
Scoutview:  Position: 69.8 ‐ 145 
Angle: 0 
Scan Region on Scout: 127.907 
Scoutview = True 
CT – Scan:  Resolution: High 
FOV: 49.8 mm 
VOX: 24.2 µm 
#Slices: 285: 6.9 mm 
Rel. Pos. 1st Slice to Ref. Line: 0 
Integration: 250 
Averaging Data: 2 
Analysis: 
Analysis : Bone Volume or Midshaft Analysis 
Scanned In Vivo 
 
212 
 
To orient rats for in vivo scanning 
4. Lay rat on its back in the holder 
5. Orient femur perpendicular to the floor 
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2. Place rat bed in scanner 
 
 
3. Close scanner 
4. Initiate scan and let it run to completion 
a. Example scout view for this orientation 
214 
 
 
b. Intermittently monitor rats breathing rate through the observation glass.  
c. Enter the Operator name in bottom left box and select the scanner icon; second 
from left in microCT operation box in the lower left corner of the screen 
d. Sample name entry box will appear  
1. Unless warmup is required, then a warning for warmup will be displayed 
e. Enter sample number (SethD_Project_Sample number) 
1. A pop up will appear with the name of the file to be saved, click ‘Save’ 
(bottom right) then go to the menu at the top and select ‘File’  ‘ Exit’  
f. Select Control file : For this project “SJW Femur Defect” 
g. Select scout view box, then adjust start and stop point for scan, select “scout 
view” at right of scanning box 
1. If femur appears straight, select [reference line] and place the starting 
line as indicated by the green line in the example scout view in step a., 
hold down shift key to move bottom dashed line to the other side of the 
femur 
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2. If femur is not straight, select ‘Cancel’, select ‘yes’ to do you want to 
cancel without setting reference line prompt. Then select “Reset”. When 
the scanner says “Open Access” the rat can be repositioned 
h. When the scan has completed and “open access” is displayed on scanner, 
sample can be removed, positioning foam is removed and sample within the 
conical tube is placed back in secured storage cabinet. 
i. To start new sample, select [New] below sample name; a pop‐up box will appear, 
type in next sample name into Name field and click [save] at bottom right of the 
box.  Go to top menu in box and select File: Exit. 
j. Rinse ‐ Repeat 
 
5. Check scanned slices 
1. To check resulting scan, go to bottom left corner, select graph icon, 3rd from left, and 
select sample to view from list.   
b. Click on scan to view in right hand box to bring up images of the representative 
slices.  
c. An error box will appear if all slices are not yet reconstructed.  
d.  Once they are reconstructed, go to first image and use the slide below main 
image window to scan through the slices and ensure all images are good quality 
ie not blurry or disrupted by artifact.  
e. If artifact is present or motion of the sample noted, re‐scan the sample the 
following day (so the rats don’t have to undergo multiple anesthetizations in one 
day).  
f. An example femur defect scan is shown below: 
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6.  Due to the way the the beam rotates around the bed –if you orient the rat on i’s side 
(an attempt to make the femur parallel to the floor) the effect of the titanium x‐wires on 
the x‐ray beam will result in a gap in the 3‐D reconstruction.  
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Reference Documents 
 VivaCT 80 User’s Guide: Revision 1.3;  SCANCO Medical AG, CH‐8306 Bruettisellen 
 Scanco Medical Technical Document: µCTxx / vivaCTxx QC SOP; TD‐289 Version 2.0 
 Scanco Medical Technical Document: Consumer Training Guide µCT/vivaCT; TD‐311, 
Version 1.2 
 
